


































































































































New  substrate  in  streams  is  colonised  by  bacteria  transported  by  the water  column. 
They  attach  to  surfaces  using  extracellular  polymers,  and  subsequently  form  colonies  that 
develop into a mature biofilm (Davey and O'toole 2000, Hall‐Stoodley et al. 2004). Conversely, 
bacteria  in  the  biofilm  are  released  back  into  the  bulk  fluid  through  sloughing,  erosion  and 
abrasion or as part of their normal  life cycle (Leff et al. 1992). These cells can  in turn colonise 
substrate  further  downstream.  Biofilm  communities  of  different  habitat  patches  in  stream 
networks are therefore linked by dispersal and can be regarded as metacommunities (Battin et 
al. 2007). According  to metacommunity  theory  (Leibold et al. 2004, Holyoak et al. 2005),  the 
interplay of  local  (abiotic environment, biotic  interactions) and  regional  (dispersal) processes 
regulate  the  assembly  of  local  communities.  The  advent  of molecular  technologies  provides 
new possibilities to apply the concepts of metacommunity ecology on bacterial communities.  




can  be  found  in  the  community  due  to  their  high  immigration  rates.  In  the  framework  of 
metacommunity ecology, this  is called the “mass‐effects paradigm” (Shmida and Wilson 1985, 




2005),  i.e.  OTUs  capable  of  growing  under  certain  environmental  conditions  are  favoured. 
Accordingly, previous  studies on  stream biofilms  found  that biofilm community compositions 
differed  considerably  from  the  composition  of  the  suspended  community  in  the  bulk  fluid, 
demonstrating the importance of species sorting in shaping the biofilm communities (Araya et 
al.  2003, Beier  et  al.  2008  ). Additionally,  autogenic  successional  changes within  the  biofilm 
have been  shown  to  shape biofilm  community  structure,  i.e., organisms  interact  and modify 
their surrounding environment, which facilitates or  inhibits the presence of other populations 
(Besemer 2007). 
Insight  into  community  assembly  and  succession  is  crucial  to  better  understand  the 
functioning of biofilms. For a  long  time, most studies  focused on  the algal community of  the 
biofilm  (Stevensen  et  al.  1991,  Johnson  et  al.  1997,  Wellnitz  and  Rader  2003).  Studies  on 
succession  in bacterial biofilm communities do exist, however (Jackson et al. 2001, Martiny et 
al. 2003, Lyautey et al. 2005, Besemer et al. 2007, Besemer et al. 2012, Wey et al. 2012). Using 
denaturing  gel  gradient  electrophoresis  Jackson  et  al.  (2001)  investigated  succession  of 
bacterial communities in biofilms that were grown on artificial substrates in mesocosms and a 
lake, which  led  to  a  conceptual model  for  bacterial  biofilm  succession  (Jackson  2003).  Few 
studies,  however,  have  explicitly  addressed  the  influence  of  the  source  community  on  the 
succession of biofilms in nature (Besemer et al. 2012). 
The  aim  of  my  diploma  thesis  was  therefore  to  compare  the  microbial  community 
composition of stream biofilm with its source community suspended in the stream water during 
the initial stages of biofilm succession. Based on the previous findings that biofilms seem to be 
shaped  by  species  sorting  and  autogenic  successional  processes,  I  hypothesized  that  biofilm 
communities  would  differ  from  stream  water  communities  and  that  succession  in  biofilm 
communities  would  be  largely  independent  from  temporal  variations  in  the  suspended 
microbial community. Stream water has a very short  residence  time, which means  that point 
samples  taken  of  the  suspended  community  inevitably  neglect  temporal  dynamics  of  the 
microbial  stream  water  community,  providing  a  limited  picture  of  the  diversity  of  this 
community. To overcome this problem, I sampled the stream water continuously and analysed 
time‐integrated  samples.  This  enabled  me  to  get  a  full  picture  of  the  potential  source 
community seeding the biofilm, a clear improvement compared to earlier studies. The method I 
used was terminal restriction fragment length polymorphism (T‐RFLP) of the 16 S rRNA‐gene. T‐








larger  ceramic  tiles  for  stabilization  using  a  silicon  adhesive, were  exposed  in  a  small  side 
stream of  the Oberer Lunzer Seebach  (Lower Austria) as substrate  for biofilm growth. During 
the experiment no changes of discharge were observed.  
Samples were taken each day  in  intervals of roughly 24 h. Two tiles were sampled  for 
chlorophyll‐a concentration measurements, two for bacterial cell abundance counts and three 





tiles were exposed.  In order  to obtain a  time‐integrated sample of  the  full 24 h  time  interval 
between  samplings  and  to  avoid  getting  point  measurements,  stream  water  was  slowly 
pumped  into a  large container, from which, after thorough mixing, a subsample was taken to 
the  lab.  Of  each  sample,  10  ml  (in  duplicates)  were  fixed  for  bacterial  cell  counts  with 
formaldehyde  (final  concentration  of  1%  formaldehyde).  For measurements  of  chlorophyll‐a 
concentration, 2 l of the sample water were filtered (GF/F; Whatman) and frozen at ‐20°C. For 








(Whatman)  filter.  Chlorophyll  a  concentrations  were  measured  using  fluorometry 





pyrophosphate  solution  and  subsequently  sonicated  (180  s,  40  W  output;  Branson).  The 
formaldehyde‐fixed water samples were also sonicated. The microbial cells were then stained 





DNA extraction of  the biofilm  samples  the PowerSoil® bead  solution of  the  isolation  kit was 
added  to  the  tiles,  vortexed  and  then  transferred  back  to  the  bead  tubes.  This  method 
effectively removed biofilm from the ceramic tiles and proved successful even for samples from 
the first sample days, when very low biomass was present on the tiles. For the water samples, 
the  filters were  cut  into  small pieces using ethanol‐flamed  scissors and  tweezers and placed 
into  the bead  tubes. Afterwards DNA extraction was carried out according  to  the PowerSoil® 
DNA Isolation Kit manual.  
The  primers  used  for  the  polymerase  chain  reaction  (PCR)  were  the 
hexachlorofluorescin‐labelled bacteria‐specific primer 27F‐hex (5’‐AGA GTT TGA TCM TGG CTC 
AG‐3’)  and  the universal primer 519R  (5’‐GWA  TTA CCG CGG CKG CTG‐3’)  (Invitrogen).  Each 
50µl  of  PCR mixture  contained  both  of  the  above mentioned  primers  at  0.4  µmol.L‐1,  each 
deoxynucleoside  triphosphate at 0.2 mmol.L‐1, MgCl2 at 2.5 mmol.L‐1, 50 µg of bovine  serum 








The  fluorescently  labelled PCR products were digested  separately with  the  restriction 
enzymes HhaI  and HinfI  (Fermentas). 20 µl of  the  restriction digest mixture  contained 10 µl 
cleaned PCR product, 10 U of  restriction enzyme HhaI or HinfI and  the  recommended buffer 
(Tango or R, respectively). The restriction digests were incubated for 16 hours at a temperature 
of  37°C,  followed  by  a  heat  inactivation  step  at  65°C  for  20  minutes.  The  sizing  standard 
MapMarker 1000‐ROX  (0.5µl, BioVentures) was added  to 1.5µl of  the  restriction digests. The 
samples were denatured in the presence of 10 µl deionized formamide (Applied Biosystems) at 
94°C for 3 minutes and immediately placed on ice. Fluorescently labelled DNA fragments were 
separated  and  detected  in  an  ABI  3130  XL  capillary  sequencer  (Applied  Biosystems).  The 
electropherograms  were  analysed  using  the  Peak  Scanner  software  (Applied  Biosystems). 
Restriction  fragments  smaller  than 30 base pairs  (bp) were excluded  from  further analysis  to 
avoid  detection  of  primers.  Peaks  that were  higher  than  25  fluorescence  units were  clearly 
distinguishable from background noise. The relative contribution of each operational taxonomic 




To  analyse  the  T‐RFLP  data,  the  results  of  the  HhaI  and  HinfI  restriction  digests  (as 
relative peak heights) were combined  into one data matrix. The proportion of  individual OTUs 
in  the  suspended  and  biofilm  communities was  illustrated  in  a  heat map.  A  heat map  is  a 
graphical  representation of  the  relative abundances of  the OTU‐matrix where  the values are 
represented by colours. Data were cubic root‐transformed prior to this analysis. 








  Rank‐abundance  curves  were  created  to  investigate  the  distribution  of  OTUs 
abundances, richness and evenness (Magurran 2004). For this, the relative abundances of each 
OTU is plotted against its rank in a sample, i.e., the most abundant OTU has rank 1, the second 
most  abundant  rank  2  etc.  After  log  transformation  of  the  rank  and  abundance  data  linear 
regression models were fitted to each curve. The slopes of these curves were then compared 
using Student’s t‐test.  
A  similarity  matrix  of  the  community  composition  was  calculated  using  the 
presence/absence‐based Sørensen index: 





∑ หݔ௜௞ െ ݔ௝௞ห௡௞ୀଵ
∑ ሺݔ௜௞ െ ݔ௝௞ሻ௡௞ୀଵ  
where xik and xjk are the relative abundances of OTU k  in samples  i and j. In order to  illustrate 
patterns  of  community  composition  nonmetric  multidimensional  scaling  (nMDS)  was 
performed  on  the  similarity  matrices.  The  biofilm  and  stream  water  community  similarity 
matrices and a Euclidian distance matrix calculated  for sample day were compared using  the 
partial  Mantel’s  Test  with  Pearson’s  correlation  and  1000  permutations.  The  correlation 
between  the  biofilm  and  the  stream water  communities was  calculated  controlling  for  the 
effect of sample day, as well as the correlation between the biofilm communities and sample 
























































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































colonize a  site  first and  facilitate  the establishment of new  species, and  slow growing, more 
competitive  climax populations has been made  (Swaine and Whitmore 1988, Biggs 1996).  In 
this study, a small set of OTUs could be identified that make up a large proportion of the biofilm 
community  during  the  early  days  of  the  experiment,  after  which  their  relative  importance 
decreased  over  time,  whereas  another  larger  set  of  OTUs  only  appeared  in  the  biofilm 
communities  later  on  in  the  experiment  (Figure  3).  This  is  in  accordance with  Lyautey  et  al. 
(2005),  who  could  also  identify  pioneer  and  climax  populations  in  bacterial  biofilm 
communities. The most abundant OTUs occurred  in communities of both habitats, albeit with 
different relative abundances (Table 1, Table 2). However, some of the OTUs were exclusive to 
either  biofilm  or  stream  water  communities,  notably  a  set  of  OTUs  was  identified,  which 
accounted for considerable portions of the suspended community, but were never found in the 
biofilm community. Although  the OTUs  that were exclusively  found  in  the biofilm must have 
originated from the stream water, many of these were probably present in the stream water at 
levels below the detection limit of T‐RFLP analysis. 
Richness  and  diversity were  significantly  higher  in  the  suspended  than  in  the  biofilm 





observed  until  day  12  (Figure  4),  after which  richness  decreased  slightly, while  the  Shannon 
index stagnated. Jackson et al. (2001) and Lyautey et al. (2005) also noted a reduction  in OTU 
richness  after  the  initial  increase  in  richness.  According  to  the  conceptual model  of  biofilm 
succession developed by  Jackson  (2003),  richness  increases during  the  initial  stage of biofilm 
development  due  to  initial  colonization  by many  bacterial  species,  followed  by  a  decline  as 
internal factors, such as competition begin to structure the community. 
The rank‐abundance curves of the biofilm community exhibited a steep slope between 
day 1 and day 5 of the experiment, after which the slope declined gradually (Figure 5). This 
suggests that at the beginning of the experiment, a few pioneer species dominated the 
community. As richness and diversity increased during succession, the slope of the rank‐
abundance distribution declined, due to a higher number of more evenly distributed OTUs. This 
is in accordance with an earlier biofilm study (Jackson et al. 2001). The slope of the biofilm 
rank‐abundance curves became lower than that of the respective suspended communities after 
day 5, which indicates higher dominance of a few OTUs and a lower number of rare OTUs in the 
suspended community (Figure 6). This is in contradiction to an earlier study based on 454 
pyrosequencing, which found less dominant OTUs and a longer tail of very rare OTUs in stream 
water communities, compared to interstitial biofilm communities (Besemer et al. 2012). 
However, the limitations of the T‐RFLP method should be kept in mind. It is reasonable to 
assume that this less sensitive method yielded a misleading picture of the structure of the 
microbial community (Blackwood et al. 2007, Bent and Forney 2008). 
In the nMDS plots the suspended and the biofilm community are clearly separated 
(Figure 7). The fastest changes of biofilm community composition occurred during the first days 
of the experiment, as indicated by larger distances between samples in both the Sørensen‐
based and in the Bray‐Curtis‐based nMDS plots. However, not only the biofilm communities, 
but also the suspended communities exhibited a change in community composition over time, 
in roughly the same direction in the MDS analysis. This simultaneous change implies the 
question whether the change in the composition of the biofilm community was due to 
successional changes in the biofilm or caused by temporal dynamics of the suspended source 
community, i.e. allogenic changes. Partial Mantel tests revealed that while time significantly 
correlated with biofilm community composition, no significant correlation existed between the 
composition of the biofilm and the suspended microbial community. This indicates that biofilm 
community development does not simply reflect changes in the source community but exhibits 
autogenic successional changes. The finding that not all of the bacteria in the water column are 
able to grow in the biofilm suggests that the streambed habitat sorted OTUs able to invade 
biofilms and capable to cope with the local environmental conditions. The residence time of 
bacteria within the biofilm is higher than the residence time of bacteria suspended in the water 
column, increasing the importance of local environmental factors and lowering the impact of 
mass effects through immigration (Besemer et al. 2009, Besemer et al. 2012). My study 
therefore supports earlier findings that a combination of species sorting and autogenic 
successional processes plays a role in shaping the composition of biofilm communities 
(Besemer et al. 2009, Besemer et al. 2012). 
In summary, my findings indicate that stream biofilm community structure is shaped by 
a combination of environmental conditions through species sorting and autogenic successional 
processes within the biofilm. Temporal variations of the source community suspended in the 
stream water showed no significant impact on biofilm community development. During biofilm 
succession, OTU‐diversity and rank‐abundance distribution patterns suggested an initial 
increase of richness and evenness, in accordance to conceptual models of biofilm succession 
(Jackson et al. 2001, Jackson 2003). This study therefore complements studies on biofilm 
succession (Jackson et al. 2001, Lyautey et al. 2005, Besemer et al. 2007) and metacommunity 
ecology in streams (Logue and Lindstrom 2008, Besemer et al. 2009). 
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Zusammenfassung 
Mikrobielle Biofilme in Fließgewässern entstehen durch die Anhaftung und das 
anschließende Wachstum von Zellen, die in der Wassersäule transportiert werden. In dieser 
Studie verglich ich die Zusammensetzung der mikrobiellen Gemeinschaft von Biofilm, der auf 
neuem Substrat wächst, mit jener der im Bachwasser suspendierten Gemeinschaft während der 
Anfangsstadien der Biofilmsukzession, um Informationen darüber zu gewinnen, wie die 
Biofilmgemeinschaft von der suspendierten Gemeinschaft während der Biofilmentwicklung 
geformt wird. Die dafür verwendete Methode war Terminal Restriction Length Polymorphism 
des 16S ribosmalen RNA‐Gens. Die OTU‐Richness und die Diversität waren in der suspendierten 
Gemeinschaft höher als in der Biofilmgemeinschaft. Im Verlauf der Sukzession nahmen die 
Richness und die Diversität der Biofilmgemeinschaft anfänglich zu, aber nach einigen Tagen 
nahm die Richness wieder leicht ab, während die Diversität stagnierte. Zu Beginn wiesen die 
Rang‐Abundanz‐Kurven der Biofilmgemeinschaft eine starke Steigung auf, die später allmählich 
abnahm. Die Zusammensetzung der mikrobiellen Gemeinschaft des Biofilms unterschied sich 
beträchtlich von der Zusammensetzung der suspendierten Gemeinschaft. Die 
Zusammensetzung der Biofilmgemeinschaft änderte sich im Laufe der Sukzession. Zeitliche 
Änderungen der im Bachwasser suspendierten Gemeinschaft zeigten keinen signifikanten 
Einfluss auf die Entwicklung der Biofilmgemeinschaft. Meine Ergebnisse legen den Schluss nahe, 
dass die Gemeinschaftsstruktur des Biofilms von einer Kombination aus Umweltfaktoren durch 
Species Sorting und autogene Sukzessionsprozesse innerhalb des Biofilms geformt wird.  
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